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 RESUMO 
 
Lipases de diferentes fontes foram imobilizadas em filmes de dextranas e 
posteriormente utilizadas em reações de esterificação do ácido láurico com n-propanol. A 
preparação dos filmes foi feita utilizando 0,7g de dextrana com 0,2g de glicerol e 15mL de 
água. Estes foram submetidos a testes de solubilidade com solventes orgânicos por 24h e 
análise de microscopia eletrônica de varredura (MEV). Como biocatalisadores foram 
utilizadas as lipases de Candida rugosa (LAY), Pseudomonas sp. (LPS),  Rhizopus orizae 
(LRO), Pancreática de porco (LPP), Aspergillus niger (LAN) e Mucor javanicus (LMJ). 
Foram investigados alguns parâmetros experimentais que influenciam nestas reações, a 
35 ºC. A porcentagem de água nos filmes de dextrana/glicerol foi determinada obtendo-se 
12-15% de água nos filmes. As análises de MEV mostraram que a imobilização das 
lipases ocorreu na superfície do polímero. Foram também avaliadas as atuações das 
diversas lipases na forma livre ou imobilizada na formação do laurato de n-propila. De 
modo geral, as conversões em produto variaram com a fonte da lipase utilizada. A 
conversão em éster foi maior após a imobilização dos biocatalisadores em filme de 
DEX/G com todas as lipases testadas. Utilizando a LRO a conversão em éster aumentou 
de >5% para 91%, após a imobilização em 8h de reação. Com o sistema DEX/G/LPS, 
observou-se que após 24 h a conversão foi de 96%. Com o sistema DEX/G/LAY, a reação 
iniciou-se após 8 h, e após 24h a conversão foi de 36%. Com os sistemas DEX/G/LAY, 
DEX/G/LAN e DEX/G/LMJ e DEX/G/LPS após 12 h de reação, as conversões em éster 
foram o de 8, 15, 37 e 60%, respectivamente.  
No estudo da influência da massa de lipase imobilizada, verificou-se que as 
maiores conversões foram obtidas com 50mg do biocatalisador. O efeito do solvente 
orgânico na reação foi também avaliado.  Os dados mostraram que solventes com log P 
2,5 são excelentes como meio reacional, pois formaram o laurato de n-propila com 
maiores conversões, sendo 61,96 e 64% com o cicloexano, hexano e heptano.  
Os resultados obtidos neste trabalho, mostram a habilidade e importância do uso 
de biocatalisadores em reações de esterifcação, bem como a viabilidade do processo de 
imobilização de lipases utilizando dextranas como suporte. As reações foram realizadas 
em condições brandas, e o suporte pode ser reutilizado tornando o processo eficaz e de 
baixo custo.  
 
 
 
 v
 1 - INTRODUÇÃO 
 
1.1. Enzimas 
 
As enzimas são conhecidas como biocatalisadores e são geralmente 
proteínas, isto é, são formadas por longas cadeias de aminoácidos com ligações 
peptídicas.1,2,3 A seqüência exata de aminoácidos em uma proteína é chamada de 
estrutura primária. A conformação tridimensional é chamada de estrutura 
secundária (Figuras 1a e 1b) e a disposição espacial da seqüência é designada 
como estrutura terciária (Figura 1c). 4 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
[c] estrutura terciária 
 
[a] folha β−pregueada [b] α-hélice 
 
Figura 1. Representações gráficas, da estrutura tridimensional obtida por Raios-X, 
da lipase de Penicillium sp.4 
 
Estas biomoléculas apresentam especificidade e poder catalítico superiores 
aos catalisadores produzidos sinteticamente. A atividade catalítica depende da 
integridade da sua conformação protéica nativa (estrutura tridimensional). A 
desnaturação ou dissociação de uma enzima em subunidades pode eliminar a 
atividade catalítica.5 
As oportunidades sintéticas proporcionadas pelas enzimas se baseiam na 
especificidade com que ocorrem as reações. As enzimas mais úteis para 
aplicações em síntese orgânica são aquelas que aceitam várias modificações 
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 estruturais no substrato, porém retém a habilidade de operar 
estereoespecificamente em cada substrato em particular.2, 3, 5  
No Banco de Dados de Proteínas (PDB), encontram-se catalogados 37392 
tipos de macromoléculas (entre proteínas, peptídeos, vírus, carboidratos, ácidos 
nucléicos e complexos proteína/ácido nucléico), sendo que destas 34221 são 
proteínas.4,6   
A classificação da União Internacional de Bioquímica e Biologia Molecular 
(IUBMB) divide as reações catalisadas por enzimas em seis grupos principais, e 
cada uma delas em sub-grupos de acordo com o tipo de reações que catalisam.2,6 
(Tabela 1) 
 
Tabela 1: Classificação das enzimas, segundo a IUBMB. 
 
Número Classes Tipo de reação catalisada Subclasse 
1 oxidoredutases transferência de elétrons ou 
remoção de hidrogênio 
hidrogenases, 
oxidases, 
peroxidases 
2 transferases reações de transferência de 
grupos 
transaldolases, 
transcetolases 
3 hidrolases Reações de hidrólise esterases, lipases, 
peptidases, 
fosfatases 
4 liases reações de adição de grupos a 
dupla ligação ou formação de 
duplas ligações por remoção de 
grupos. 
descarboxilases, 
fosfatases 
5 isomerases transferência de grupos dentro 
da molécula para produzir 
isômeros. 
racemases,epimera
ses, oxiredutases, 
mutase 
6 ligases formação e clivagem de 
ligações C-C, C-S, C-O, C-N e 
ésteres de fosfato. 
Sintetases 
 
As reações catalisadas por enzimas podem ser feitas em uma grande faixa 
de pH e em geral, apresentam grande estabilidade térmica.7  
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 i - Formação do complexo enzima/substrato (ES)   ii - Formação do estado de transição ES* 
     ES*    EP      EP      E      +       P 
     ES    ES* E       +          S                 ES 
iv - Formação do produto (P) iii - Formação do complexo enzima/produto (EP)
  Além disso, catalisam uma grande variedade de reações e podem 
freqüentemente promover reações em posições muito pouco reativas do 
substrato.8 São altamente eficientes, aumentando a velocidade das reações na 
ordem de 1012 vezes e geralmente são muito seletivas em termos dos tipos de 
reações catalisadas, com relação à estrutura e estereoquímica do substrato e do 
produto. Essa especificidade só ocorre devido ao formato de seu sítio catalítico, 
que só atua em moléculas com configuração bastante precisa.8 A Figura 2, 
mostra uma representação esquemática do mecanismo de uma reação catalisada 
por enzima. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 2. Representação esquemática do mecanismo de uma reação enzimática 
(adaptado da ref. 9).  
 
 As enzimas aumentam a velocidade de reação, diminuindo a energia de 
ativação (Ea) entre reagentes e produtos. A capacidade catalítica é devido à 
aproximação favorável entre substrato e enzima para a formação do complexo 
enzima/substrato. A Figura 3 apresenta o diagrama de energia livre (∆G), em 
função da coordenada de reação para uma reação não catalisada e uma 
catalisada por enzima.2,3, 5 
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Figura 3. Diagrama de energia de uma reação na presença e ausência de um 
catalisador. Ea é a energia de ativação e ∆Gº a variação da energia livre 
padrão entre reagentes e produtos. 
 
 De maneira geral, em síntese orgânica, a utilização de enzimas está 
associada a três características principais:2,8,10 
 
• Quimiosseletividade: podem atuar em somente um tipo de grupo funcional 
mesmo na presença de outros grupos reativos; 
• Regiosseletividade: as enzimas podem distinguir grupos funcionais que 
estão situados em regiões diferentes do substrato; 
• Enantiosseletividade: as enzimas são formadas de L-aminoácidos. 
Portanto, a quiralidade do substrato pode ser reconhecida. Assim, um 
produto pró-quiral pode reagir e formar um produto quiral, e um par de 
enantiômeros em uma mistura reagir com velocidades diferentes levando a 
resolução cinética. 
A catálise enzimática depende do meio no qual se encontra a enzima. 
Geralmente esta é mais favorável em meio aquoso devido principalmente à idéia 
pré-concebida de que somente este meio é propício para manter a conformação 
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 estrutural cataliticamente ativa.11 Entretanto, atualmente sabe-se que muitas 
enzimas (ou complexos enzimáticos) são cataliticamente ativas em ambientes 
hidrofóbicos naturais com eficiência similar àquela encontrada em soluções 
aquosas, ou ainda, até superior. Acredita-se que as enzimas são cataliticamente 
ativas em meio orgânico porque elas mantém a estrutura nativa.12 
Nos últimos anos tem aumentado o uso de biocatalisadores em meio 
orgânico, e com isso novas implicações teóricas e aplicações práticas estão 
surgindo. O uso destes é um campo intensivamente investigado devido ao seu uso 
em escala industrial, especialmente pela industria farmacêutica.13 
As enzimas hidrolíticas (proteases, celulases, amilases e lipases) são as 
mais freqüentemente utilizadas em síntese orgânica. Entre as várias razões que 
as tornam mais atrativas, pode se citar a ampla disponibilidade, baixo custo, 
condições brandas de síntese, facilidade no seu uso e aplicação.2   (Figura 4) 
 
Figura 4. Utilização relativa das enzimas em biotransformações. 
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 1.2. Lipases 
 
As lipases são dotadas de uma especificidade pelo substrato que supera a 
especificidade de outras enzimas conhecidas. Podem ser empregadas na 
produção de fármacos, cosméticos, modificações de couros, detergentes, 
alimentos, perfumaria, diagnósticos médicos e de outros materiais orgânicos 
sintéticos.14,15 Têm sido isoladas de uma ampla variedade de tecidos de animais e 
plantas, sendo também produzidas por processos de fermentação (fungos e 
bactérias). 16 
 Em seu ambiente natural estas enzimas possuem a função de catalisar a 
hidrólise de triacilgliceróis aos correspondentes ácidos graxos e glicerol. Além das 
funções metabólicas, as lipases possuem um papel importante em biotecnologia 
principalmente na indústria de óleo e de alimentos, e em síntese orgânica de 
compostos enantiomericamente enriquecidos.17, 18 , 19 
A Figura 5, mostra a representação gráfica da estrutura tridimensional da 
lipase da Candida rugosa (LAY) com a ampliação do seu sitio ativo formado pela 
cadeia lateral da histidina, serina e ácido aspártico. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Asp 
264 Ser 87
His 286 
Figura 5. Representação gráfica, da estrutura tridimensional obtida por Raios-X, 
da lípase de Cândida rugosa (LAY).4 
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 Todos os membros da família de estrutura α/β-hidrolase possuem um 
mecanismo comum de hidrólise de ésteres, que consiste em cinco etapas; ligação 
ao substrato éster; formação do primeiro intermediário tetraédrico por ataque 
nucleofílico da serina catalítica com o oxiânion estabilizado por duas ou três 
ligações de hidrogênio; quebra da ligação éster; saída da porção alcoólica e 
hidrólise do complexo acil-enzima. (Figura 6) 
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Figura 6. Mecanismo proposto para a hidrólise enzimática de um éster.20, 21, 22 
 
Em solvente orgânico, as lipases catalisam a transferência de grupos acilas 
de compostos doadores para uma ampla variedade de compostos aceptores 
diferentes da água. Dependendo do tipo do doador acila e do aceptor, as reações 
catalisadas por lipases incluem esterificação, tioesterificação, amidação, 
transesterificação, síntese de peptídeos e formação de perácidos.2, 3, 23, 24  Estes 
últimos podem ser utilizados na síntese de epóxidos a partir de compostos 
insaturados.25 
Os ésteres (RCOOR’) são compostos orgânicos que se apresentam bem 
distribuídos na natureza. Grande parte destes são ésteres de glicerina, chamados 
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 de glicerídeos e são os constituintes principais de óleos e gorduras. São 
encontrados ainda em diversas essências de frutas e nestes casos são 
constituídos de ácidos monocarboxílicos de baixo peso molecular e álcoois de 
cadeias alquílicas longas. Os ésteres de cadeia curta possuem como 
característica odor de frutas e flores, e com isso possui grande aplicabilidade 
industrial como flavorizantes e aromatizantes além de estarem presentes em 
bebidas fermentadas, com no caso de vinhos, onde se pode identificar muitos 
acetatos (1), butanoatos, (2) hexanoatos (3), dentre outros. 26,27 
 
 
 CH3
O
O
R
  (1) 
      (2)  
     
O
O
R
CH3 O
O
R
CH3 
R = Cadeia alquílica            (3) 
 
Pode-se citar ainda a grande utilização destes ésteres e diésteres na 
síntese de medicamentos e como biocidas, como, por exemplo, o p-
hidroxibenzoato de etila (4), que vem sendo usado na limpeza de esculturas 
eliminando microrganismos e impedindo a sua recolonização. 28 
 
OH
O
O C 3H
 
 
 
 
      (4) 
 
As principais vantagens na utilização de lipases em síntese orgânica são o 
baixo custo, grande disponibilidade comercial, não requerem co-fatores, atuam em 
uma faixa de pH grande e apresentam alta estabilidade.2,12, 20 
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  Como já citado, as lipases apresentam inúmeras aplicações. Outros 
trabalhos incluem o Long e col.29 que utilizaram a lipase de Candida rugosa  (LCr) 
na hidrólise do 2-etóxietil-ibuprofeno (5) para produção do S-ibuprofeno (6). 
(Figura 7)  
 
 
 
  
CH3 O
O
O
CH3
CH3
CH3 OH
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CH3
CH3
CH3
CH3 O
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(5)                                                            (6) 
LCr, 400C 
 
65 h 
 
 Figura 7.  Resolução cinética do racemato do éster 2-etóxietil-ibuprofeno. 
 
 Lohith e col.30 em seus estudos empregaram as lípases de Rhizomucor 
miehei (LRM) e pancreática de porco (LPP) na síntese  regiosseletiva de L-
fenilalanil-D-glicose (7a-e) a partir de fenilalanina (8) e D-glicose (9) obtendo-se os 
produtos com rendimentos de até 98%. (Figura 8) 
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7a 2-O-ester: R2 = L-C6H5CH2CH(NH2)COO, R1 = R3 = OH 
7b 3-O-ester: R3 = L-C6H5CH2CH(NH2)COO, R1 = R2 = OH 
7c 6-O-ester: R1 = L-C6H5CH2CH(NH2)COO, R2 = R3 = OH 
7d 2,6-di-O-ester: R2 = R1 = L-C6H5CH2CH(NH2)COO, R3 = OH 
7e 3,6-di-O-ester: R2 = R1 = L-C6H5CH2CH(NH2)COO, R2 = OH  
 
 
Figura 8.  Esterificação regiosseletiva da D-glicose com L-fenilalanina. 
 
 
1.3. Imobilização de Enzimas 
 
Um biocatalisador ao ser selecionado para determinada reação, o tipo de 
solvente, a quantidade de água, e a solubilidade dos substratos e produtos devem 
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 ser avaliadas e otimizadas. Um desconhecimento entre as possíveis relações 
podem levar a uma interpretação errônea.31 
Quando um biocatalisador é utilizado em meio orgânico, a água é o 
componente mais importante para manter sua estrutura.  As enzimas necessitam 
de uma pequena quantidade de água para manter sua conformação tridimensional 
ativa, mesmo quando ligadas covalentemente em um suporte.32,33 É reportado na 
literatura que uma mínima quantidade de água, que é dependente do solvente e 
do suporte utilizado, é absolutamente necessário para a solvatação da enzima ou 
dos substratos e produtos. Normalmente, a atividade enzimática aumenta com o 
aumento da camada de hidratação da enzima, o que é devido à ação lubrificante 
da água, que aumenta a flexibilidade interna da enzima. Deve-se ainda levar em 
consideração que um excesso de água pode favorecer a reação de hidrólise e não 
a de síntese.34,35 A água contribui para a polaridade do sítio ativo e a estabilidade 
da proteína, e pode também limitar a solubilidade de substratos hidrofóbicos em 
torno da enzima.31 
 Nos últimos anos tem aumentado o uso de biocatalisadores em meio 
orgânico.2,36 Porém as enzimas estão sujeitas a inativação por fatores químicos, 
físicos ou biológicos, podendo ocorrer quando estocadas ou durante  uso, e ainda 
pode se tornar um processo de alto custo e sem reaproveitamento.2, 12 
Para que a enzima catalise eficientemente um processo orgânico, há a 
necessidade de protegê-la do contato com o solvente, meio no qual é realizada a 
reação, pois o mesmo poderia provocar a inativação impossibilitando a catálise da 
reação. Frente a estes problemas, várias técnicas têm sido desenvolvidas para 
fornecer estabilidade às enzimas e facilitar a sua recuperação e reutilização.2,12,31 
A imobilização de enzimas em diferentes suportes é uma das técnicas mais 
importantes e vem sendo utilizada na aplicação de catálise enzimática para 
reações sintéticas em solventes orgânicos.37,38 A técnica consiste no confinamento 
das mesmas em um determinado material. No caso de lipases e de outras 
enzimas, numerosos métodos de imobilização são viáveis, cada um envolvendo 
diferentes graus de complexidade e eficiência. Os vários métodos usados podem 
ser subdivididos em duas categorias principais.31, 39, 40 
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 • Método químico: a enzima é fixada no suporte sólido insolúvel em água 
(ligação em suporte) por ligação covalente com formação de ligações 
cruzadas intermoleculares.  
• Método físico: consiste na inserção de enzimas em espaços confinados, 
ao qual ela não pode sair, mas permanece cataliticamente ativa 
(confinamento em matriz sólida). 
 
Outro método de imobilização, apesar de não apresentar ligações e não 
confinar fisicamente as enzimas é o sistema bifásico. Neste, como o próprio nome 
diz, é um sistema formado de duas fases, onde na fase aquosa se encontra a 
enzima e na orgânica se encontra o substrato a ser complexado. A interação das 
duas ocorre através de agitação mecânica.2, 25 A Figura 9, ilustra os métodos mais 
utilizados para imobilização de enzimas.  
 
 
Confinamento em  
matrizes poliméricas  
• polímeros naturais: gel de 
agar, caseinato de sódio, 
dextranas, alginato 
 
 
 
 Confinamento em 
microcápsulas 
• gelatina, quitosana, 
alginato, esferas de 
SiO2 
 Ligações Cruzadas 
Hexametilenodiamina e  
glutaraldeido 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 9. Métodos mais comuns de imobilização de enzimas. (adaptado ref. 2) 
Ligações em suportes 
• adsorção física: álcool polivinílico 
(PVA), xantana, quitosana, 
galactomanana, poli (óxido de etileno) 
(PEO). 
• adsorção covalente: sílica, alumina, 
celulose 
• adsorção iônica: resinas de troca iônica, 
p. ex., DEAE-sefadex e CM-celulose. 
 
solvente orgânico + substrato 
água + enzima 
Sistema bifásico 
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 A escolha do suporte é dependente de diversas características que são 
importantes para aplicações em processos industriais. Entre esses fatores estão à 
resistência microbiológica, estabilidade térmica, durabilidade química e funcional, 
caráter hidrofóbico e hidrofílico, facilidade de regeneração, capacidade de carga a 
baixo custo.12 
 
1.3.1. Confinamento em matrizes sólidas 
 
 Neste método, a enzima (ou célula íntegra) é “presa” em um polímero 
insolúvel ou em microcapsula. Nestes sistemas cria-se uma cela artificial 
delimitada por uma membrana porosa mantendo a atividade catalítica do 
biocatalisador. A grande vantagem deste processo é que a enzima não interage 
quimicamente com o polímero. Porém, a transferência de massa se dá através da 
membrana, podendo ser um problema. 12 
Alguns trabalhos com relação a este tipo de imobilização vêm sendo 
publicados:  
Killinç e col.41 Imobilizaram a lipase pancreática de porco (LPP) em álcool 
poli-vinílico (PVA) e utilizaram este sistema na reação de hidrólise da tributirina. 
Foram avaliados parâmetros como atividade da enzima em diferentes pHs e 
temperaturas e estabilidade térmica, operacional e estocagem do processo. Foi 
verificado que a atividade  da lípase foi mantida em 63% e a temperatura ótima 
alterou de 30 para 37ºC após a imobilização.  
 Amorin e col.42 imobilizaram a lipase de Candida cylindracea em filmes de 
quitosana de diferentes fontes. A lípase imobilizada reteve em 47% da sua 
atividade catalítica inicial após quatro ciclos reacionais na hidrólise do palmitato de 
p-nitrofenila (pNNP) a 37ºC. 
O encapsulamento de enzimas tem se mostrado um processo bastante 
eficiente. Darder e col. imobilizaram diversas oxidases em nanoporos de alumina 
(Al2O3), demonstrando a manutenção de atividade enzimática frente a variações 
de pH e solventes orgânicos.43 
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 Um outro fator a ser considerado na imobilização de enzimas é a sua 
reutilização, pois visa a diminuição de custos no processo além da facilidade de 
manuseio do biocatalisador.  
Trabalhos recentes na literatura relatam a reutilização de várias enzimas 
imobilizadas. 
Du e col. utilizaram lipases de Candida antarctica B (CALB) imobilizada em 
resina aniônica para a produção de biodiesel. Foi verificado que esta lipase pode 
ser reutilizada até 100 vezes a 40ºC e 150rpm sem diminuição significativa da 
conversão em ésteres, sendo este um processo eficaz e de baixo custo.44 
A recuperação de enzimas imobilizadas depende do tempo de meia vida, 
sendo que após certo tempo é necessário efetuar a purificação antes de ser 
reutilizada.12,45 
 Na literatura recente, tem sido descrito que alguns polissacarídeos vêm 
sendo bastante utilizados para a imobilização de enzimas. Entre eles destaca-se o 
alginato46, e a carboximetilcelulose (CMC)38, devido ao  baixo custo e  toxicidade. 
 Neste trabalho buscou-se utilizar um outro polissacarídeo a dextrana – 
(DEX) como suporte polimérico para as lipases, visando a sua aplicação na 
síntese enzimática de ésteres de cadeia longa.  
 
1.4. Polissacarídeos. 
  
  Os polissacarídeos são polímeros de elevada massa molar que, em alguns 
casos, podem ser acima de um milhão. São macromoléculas que ocorrem em 
quase todos os organismos vivos exercendo várias funções. Os polissacarídeos 
são formados pela condensação de vários monossacarídeos e de seus derivados, 
através de ligações glicosídicas. Podem ser hidrolisados em polissacarídeos 
menores, tais como em dissacarideos ou monossacarídeos mediante a ação de 
determinadas enzimas.47,48 
  Os polissacarídeos de menor massa molar são na sua grande maioria 
solúveis em água. Porém, a solubilidade diminui sensivelmente com o número de 
unidades glicosídicas associadas umas as outras, além do aumento da massa 
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 molar. A interação polissacarídeo-água ocorre principalmente através de ligações 
intermoleculares de hidrogênio.48 
  Nos organismos, os polissacarídeos são classificados em dois grupos 
dependendo da função biológica que exercem, reserva energética ou estrutural. 
• Polissacarídeos de reserva: a molécula provedora de energia para os 
seres vivos é principalmente a glicose (10). Quando esta não participa do 
metabolismo energético, é armazenada na forma de um polissacarideo que, 
nas plantas é conhecida como amido (11) e nos animais como glicogênio 
(12).48 
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• Polisacarideos estruturais: estes carboidratos atuam na formação de 
estruturas orgânicas, estando entre os mais importantes a celulose (13), 
que participa na estrutura de sustentação dos vegetais.48  
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1.4.1. Dextranas 
  
  As dextranas constituem um grupo de polissacarídeos de origem bacteriana 
de alta massa molar variando 40 a 50 milhões, podendo alcançar a 100 milhões. 
São produzidas por algumas espécies de Leuconostoc principalmente 
Leuconostoc mesenteroides, quando a sacarose estiver no meio de crescimento 
destas bactérias.48 
  A dextrana (14) é formada por unidades de D-glicose ligadas nas posições 
α-1?6 com resíduos de cadeias ligadas na posição α-1?3 e diferem quanto ao 
número de ramificações em 1?2, 1?3  e 1?4 e na massa molar, além de serem 
quimicamente inertes.48,49 
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Figura 10. Unidade monomérica da dextrana. 
 
  Este polissacarídeo, solúvel em água, tem tido um grande número de 
aplicações no campo biomédico e farmacêutico. Estudos recentes mostram que 
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 estes podem ser usados, por exemplo, como modificadores de viscosidade, 
matrizes para a imobilização de enzimas e fármacos, e como materiais que atuam 
como suportes para a cromatografia.50, 51 
  Nos últimos anos foram feitos esforços consideráveis para desenvolver 
hidrogéis de dextrana. A disponibilidade da dextrana com diferentes massas 
molares e sua alta solubillidade em solventes orgânicos polares permite a 
modificação. Além disto, a biocompatibilidade faz este polissacarídeo natural 
apresentar grande interesse sintético.  
  Ferreira e col.49 utilizaram lipases e proteases de diversas fontes na 
acilação de dextranas na presença de acrilato de vinila, para efetuar mudanças 
estruturais no polímero com conseqüente aplicação na formação de hidrogéis para 
industria alimentícia e farmacêutica. 
  Barbani e col.52 prepararam blendas poliméricas afim de avaliar a 
miscibilidade de polímeros sintéticos (PVA) com os naturais (dextranas). Os 
resultados deste trabalho mostram que a partir da inserção de grupos carboxílicos 
ao longo da cadeia de PVA, a estabilidade térmica e miscibilidade dos polímeros 
ou blendas aumentou consideravelmente.  
  Casa e col.53 modificaram estruturalmente a lipase de Candida rugosa 
utilizando dextranas de diferentes massas molares, obtendo um complexo 
dextrana/lipase através de ligações covalentes do polissacarídeo com os grupos 
NH2 da proteína. As modificações com dextranas no geral aumentaram a 
estabilidade térmica e catalítica do biocatalisador comparado com a lipase 
comercial. Estes “novos biocatalisadores” foram utilizados na esterificação 
enantioseletiva do (R,S)-ibuprofeno com n-propanol obtendo-se conversões em 
éster de até 50%. 
  O interesse crescente pela busca de novas áreas de aplicações da 
dextrana e seus derivados pode ser creditada pelas características que este 
polímero apresenta, tais como hidrofobicidade, estabilidade e capacidade de 
formar soluções claras e estáveis, além de serem derivados de fontes renováveis 
e degradadas por sistemas ecológicos.54 
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 2. OBJETIVOS 
 
2.1 Objetivo geral 
 
 Utilizar a dextrana como suporte polimérico para a imobilização de lipases e 
posterior utilização deste sistema como catalisador em reações de esterificação 
em meio orgânico. 
 
2.2 Objetivos específicos 
 
 √ Otimizar as condições experimentais na preparação dos filmes de 
dextrana; 
√  Avaliar a estabilidade macroscópica dos filmes em solventes orgânicos; 
√  Determinar o teor de água nos filmes pelo método de titulação Karl-
Fischer; 
√ Comprovar a presença da lipase no suporte (enzima/polímero) por 
microscopia eletrônica de varredura (MEV); 
√ Preparar o laurato de n-propila utilizando lipases de diferentes fontes na 
forma livre ou imobilizada em filmes de dextrana; 
√ Determinar a conversão em ésteres alquilícos (laurato de n-propila) em 
função do tempo; 
√ Estudar a influência da massa de lipase imobilizada nos filmes de 
dextrana na reação de esterificação de ácido láurico com n-propanol; 
√ Avaliar a influência do solvente orgânico na reação de esterificação de 
ácido láurico com n-propanol;  
√ Verificar a reutilização do suporte (lipase/dextrana) após a estocagem em 
solvente orgânico; 
√ Quantificar a conversão em ésteres por ressonância magnética de próton 
(RMN -1H) e caracterizar o produto por técnicas espectroscópicas de IV e  RMN 
1H. 
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 3. METODOLOGIA 
 
3.1 Reagentes, solventes e lipases utilizadas. 
 
  Reagentes utilizados neste trabalho: 
 
√ Aldrich: clorofórmio deuterado (CDCl3);   
√ F. Maia: tolueno, n-hexano; 
√ Vetec: ácido láurico,  n-heptano; 
√ Grupo Química: acetato de etila;  
√ Reagen: heptano; glicerol; 
√ Nuclear: clorofórmio, diclorometano, n-propanol; 
√ Carlo Erba: cicloexano; 
√ Dinâmica: éter etílico; 
√ Sigma: dextrana (massa molar: 10 000 – 200 000 Daltons) 
 
Lipases utilizadas neste trabalho: 
 
Tabela 2. Lipases utilizadas. 
Lipases Sigla Atividade (u/g)* Fornecedor/Lote 
Pancreática do porco    LPP 135000 Sigma 
Pseudomonas sp.    LPS 30000 Amano/LPSACO251903 
Mucor javanicus    LMJ 10000 Amano10/LMVO1528 
Aspergillus níger    LAN 120000 Amano12/LVO5508 
Candida rugosa    LAY 30000 Amano/VO6517 
Rhizopus oryzae    LRO 15000 Amano/LFY1050362 
* Quantidade de enzima que libera um µmol de ácido graxo por minuto. 
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 3.2. Equipamentos, caracterização do suporte polimérico e 
caracterização/quantificação dos produtos. 
 
 Os suportes poliméricos foram preparados com o auxílio de agitadores 
magnéticos (Microquímica – MQAMA-301), e uma chapa de aquecimento 
(ESPECTRON). A morfologia dos suportes foi obtida com o auxílio de um 
microscópico eletrônico de varredura (MEV) modelo Philips XL30, situado no 
Laboratório de Materiais do Departamento de Engenharia Mecânica da UFSC. 
Foram realizadas análises nos filmes com ou sem enzimas na superfície do 
polímero.  As amostras foram metalizadas, com uma fina camada de ouro em um 
metalizador modelo P-2 Diod Sputtering System.  
  A quantidade de água presente nos filmes, após a evaporação à 
temperatura ambiente, foi determinada por titulação pelo método de Karl Fischer 
(titulador 633 Automatic Karl Fischer, Metrohm AG CH-9100 Herisau). 
As reações foram realizadas sob agitação suave (agitador tipo Dubnoff, 
com banho termostatizado, MARCONI).  Os filmes de dextrana, com ou sem 
lipase, e os produtos das reações foram caracterizados por de infravermelho (IV) 
em um espectrofotômetro FTIR da PERKIN ELMER modelo 16C.  
A percentagem de conversão em éster foi determinada quantitativamente, 
através de análises dos espectros de RMN-1H em um espectrômetro VARIAN 
AC400F (400MHz), utilizando CDCl3 como solvente e TMS como padrão interno.  
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 3.3 Métodos Experimentais 
 
3.3.1 Preparação dos filmes de dextrana com e sem enzimas  
 
 Para a preparação dos filmes, em um béquer foram solubilizados de 0,1-
0,7g do polímero em 15mL de água, adicionando ao meio 1,0-3,0mL de solução 
de policaprolactona (PCL), 0,7-1,4g de gelatina ou 0,10-0,20g de glicerol, com 
agitação constante por 1 hora.  Após este período, para todos os experimentos, 
exceto para a caracterização dos filmes e para o estudo da variação de massa do 
biocatalisador, 25-100mg de lipases de diferentes procedências foram adicionadas 
à solução e o sistema foi novamente deixado sob agitação constante por um 
período de 2 h, ou até completa homogeneização. A mistura resultante foi 
depositada em uma placa de poli(etileno) e colocada sob chapa de aquecimento 
(~30ºC) por 24h. A seguir foi deixada à temperatura ambiente por 72 h, para a 
evaporação do solvente (H2O). Os filmes de DEX (com ou sem lipases) foram 
retirados, cortados em pequenas secções regulares e submetidos a testes de 
solubilidade em solventes orgânicos, determinação do teor de água (Karl Fischer), 
e análises de MEV. Os filmes foram armazenados em 25mL de solvente orgânico 
para posterior uso nas reações de esterificação.  (Figura 11) 
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0,1-0,7g dextrana 
0,0-0,2g glicerol 
15mL água 
25-100mg lipases 
 
Secagem  
(72h)  
 
Leve 
aquecimento  
(24h)  
 
Filme de 
dextrana com e 
sem lipases  
 
Placa de Petri
Agitador 
magnético 
Teor de água por Karl-Fischer, Teste de
solubilidade em solventes orgânicos  e análise
morfológica (MEV). 
Figura 11. Preparação dos filmes de dextrana com ou sem lipases. 
 
 
3.3.2 Preparação do meio reacional: síntese do laurato de n-propila 
 
 Os filmes, obtidos conforme descrito no item 3.3.1, foram cortados em 
secções de volumes regulares de aproximadamente 2mm2. Em seguida foram 
colocados em um erlenmeyer contendo 25mL do solvente orgânico. Ao meio 
reacional foram adicionados na proporção de 1:1 (5mmol) dos reagentes, ácido 
láurico e n-propanol, para a obtenção do laurato de n-propila. 
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  O sistema foi deixado sob agitação suave em um agitador tipo Dubnoff, com 
banho termostatizado, a temperatura de 35ºC, por um período de até 24 horas. A 
reação foi acompanhada por cromatografia de camada delgada, utilizando-se 
como eluente a mistura de n-hexano:acetato de etila (9:1 v/v).  
Periodicamente, foram retiradas alíquotas do meio reacional para 
determinar a percentagem de conversão em éster por RMN1H, usando CDCl3 
como solvente O cálculo foi obtido pela comparação das integrais das áreas  dos 
sinais dos hidrogênios metilênicos do álcool e do éster em 3,4 e 4,1 ppm, 
respectivamente. Como exemplificado na Figura 12, a soma das áreas 69,32+ 
20,50= 89,37, corresponde a 100%. Portanto, o valor de 69,32 referente aos 
hidrogênios metilênicos do éster, corresponde a uma  conversão de 77%.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Conversão: 77%  
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 Figura 12. Espectro de RMN- 1H, de uma alíquota da reação de esterificação 
enzimática do ácido láurico com n-propanol. [DEX/G/LPS 50mg, 24h, 35oC, n-hexano, 
77% de conversão (400MHz, CDCl3)]. 
 
 
 22
 Ao término da reação os produtos e os substratos remanescentes foram 
separados do filme por decantação. Os mesmos foram lavados várias vezes com 
solventes orgânicos para assegurar que todos os reagentes e os produtos fossem 
retirados. A seguir, foram armazenadas para posterior reutilizações. Para a 
caracterização do éster, alíquotas da reação após conversão total ao produto,  
foram concentradas no rota evaporador, obtendo-se o produto purificado para ser 
analisado por ccd comparado a padrões e por análise de infra-vermelho.   
 Os filmes dos sistemas DEX/G/LPS, DEX/G/LRO e DEX/G/LMJ após a 
lavagem da primeira utilização foram armazenados em n-hexano, por 30 dias e a 
seguir, reutilizado sob mesmas condições experimentais. Após este processo os 
filmes foram novamente estocados em n-hexano por mais 30 dias para uma 
segunda reutilização. (Figura 13) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 13.  Preparação do meio reacional e isolamento do
 
 
 
 
 
 
 
 
 Análise e quantificação
dos produtos por RMN 
1H e IV s produtos.  
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 4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
Neste trabalho foram preparados filmes de dextrana a fim de suportar 
lipases de diferentes fontes e utilizá-los como biocatalisadores na preparação de 
ésteres (laurato de n-propila).  Os filmes foram caracterizados por diferentes 
técnicas que serão descritas a seguir. 
 
4.1. Preparação dos filmes de dextrana 
 
  Inicialmente, foram feitos vários testes para a obtenção de um filme de 
dextrana, como material polimérico, que demonstrasse estabilidade frente a 
diversos solventes orgânicos e com capacidade de adsorção de lípases.  
 Os filmes de dextrana foram preparados dissolvendo-se o polímero em 
água, variando a quantidade do polissacaríedo (0,1-1,0g). Após evaporação do 
solvente, verificou-se que ao utilizar 0,7g de dextrana dissolvidos em 15mL de 
água formava um filme consistente, porém este não apresentava maleabilidade 
além de ter um aspecto totalmente quebradiço. Com quantidades menores não 
formou o filme. 
 A fim de aumentar a maleabilidade do filme, foram adicionadas diferentes 
quantidades de solução de poli-caprolactona (PCL) (15), (2g de PCL dissolvidas 
em etanol: água 6:4 v/v).  
 
.
O
(CH2)5
O
.
n
 
 
 
 
                                                                  (15) 
 
Os filmes obtidos, após a adição de PCL, não apresentaram mudanças 
significativas nas características macroscópicas. (Tabela 3) 
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 Tabela 3. Influência da adição de PCL nos filmes de dextranaa 
Solução de PCL (mL) Aspecto do filme 
1,0 Quebradiço 
2,0 Quebradiço 
3,0 Quabradiço 
                       a0,7g de dextrana em 20mL de água. 
 
Na tentativa de aumentar a maleabilidade dos filmes, foram adicionadas à 
solução do polímero quantidades variadas de gelatina ou misturas de gelatina e 
glicerol. Os resultados obtidos quanto a aspecto macroscópico dos filmes, estão 
descritos na Tabela 4. 
 
Tabela 4. Influência da quantidade de gelatina e glicerol nos filmes de dextranaa 
             Gelatina (g) Glicerol (g) Aspecto do filme 
0,7 0,0 Quebradiço 
1,4 0,0 Quebradiço 
0,7 0,10 Pouco maleável 
0,7 0,15 Maleável e gelationoso 
    a 0,7g de dextrana em 20mL de água. 
 
 A partir dos resultados da Tabela 4, ficou evidenciado que com a adição de 
gelatina não ocorreu alteração no aspecto macroscópico do filme.  Entretanto, com 
a adição de glicerol como plastificante junto com a gelatina, os filmes 
apresentaram maior maleabilidade, após a evaporação do solvente. Ao utilizar 
0,7g de dextrana, 15mL de água, 0,7g de gelatina e 0,15g de glicerol, o filme 
apresentou boa maleabilidade, mas de consistência muito gelatinosa.  
Este estudo mostrou que a adição de um plastificante era importante para a 
formação do filme homogêneo e maleável. A seguir, foram preparados diversos 
filmes com 0,7 de dextrana e quantidades variáveis de glicerol. Os resultados 
obtidos estão demonstrados na Tabela 5.  
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   Tabela 5. Influência da adição de glicerol nos filmes de dextrana com glicerola 
Glicerol (g) Característica do filme 
0,0 Quebradiço 
0,10 Quebradiço 
0,15 Pouco Maleável 
0,20 Maleável 
0,25 Maleável 
                   a0,7g de dextrana em 20mL de água. 
 
  Os melhores filmes, em termos de maleabilidade e estabilidade, foram os 
obtidos com 0,7g de dextrana e 0,20-0,25g de glicerol.  A partir destes estudos, a 
composição dos filmes a ser utilizada para imobilização das lípases foi 
estabelecida como sendo 0,7g de dextrana e 0,20g de glicerol solubilizados em 
15mL de água. 
 
4.2. Caracterização do suporte 
       
Após a preparação dos filmes e a otimização do processo de obtenção, os 
mesmos foram submetidos a testes de solublilidade e de análise morfológica 
(MEV). 
 
4.2.1. Estabilidade frente a solventes orgânicos 
 
 Dando continuidade ao trabalho, foram realizados testes de estabilidade em 
diferentes solventes orgânicos a temperatura ambiente. Os filmes, depois de 
preparados (conforme descrito na Seção 2.3) foram cortados e transferidos para 
um recipiente hermeticamente fechado e deixados em contato com solventes de 
polaridades variadas, indicadas indiretamente pelo log de P, por 24h. Os 
resultados obtidos estão apresentados na Tabela 6. 
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 Tabela 6. Estabilidade dos filmes em solventes orgânicos. 
Solvente log Pa  Solubilidade 
acetonitrila -0,33 Insolúvel 
álcool etílico -0,24 Insolúvel 
acetato de etila 0,68 Insolúvel 
clorofórmio 2,0 Insolúvel 
n-hexano 3,5 Insolúvel 
Éter de petróleo 3,8 Insolúvel 
 aLog P = coeficiente  de partição octanol/água55  
 
 Após o período de 24h, os filmes foram analisados visualmente e 
verificados quanto a possíveis alterações macroscópicas causadas pela exposição 
direta ao solvente. Esta análise mostrou que os filmes não apresentaram qualquer 
alteração macroscópica. Após estes testes, prosseguiu-se com as análises da 
determinação do teor de água e morfológica. A seguir, lipases de diferentes fontes 
foram imobilizadas para a utilização em reações de esterificação. 
 
4.2.2. Determinação da quantidade de água nos filmes 
 
 É bem  reportado na literatura que os biocatalisadores são circundados por 
camadas de água, e que estas são consideradas pré-requisitos importantes para a 
retenção da atividade enzimática frente a solventes orgânicos principalmente 
devido à manutenção da estrutura terciária das enzimas. Assim, este parâmetro é 
importante não somente para a atividade enzimática, mas também para a sua 
estabilidade.33,34  
 A determinação do teor de água nos filmes, na presença e ausência de 
lipase (sistemas DEX/G e DEX/G/LPS), foi realizada por titulação pelo método de 
Karl Fischer. As análises foram feitas em triplicata e os resultados obtidos 
apresentados como média dos valores.  
Os filmes sem e com a LPS imobilizada, apresentaram 12-15% de água. A 
presença de água nos filmes é bem relevante, pois garante que a conformação 
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 nativa da enzima seja preservada, assegurando a atividade e integridade do 
biocatalisador em solventes orgânicos. 
 
4.2.3. Microscopia eletrônica de varredura (MEV) 
 
 As análises de microscopia eletrônica de varredura (MEV) foram realizadas 
para verificar a homogeneidade e a morfologia dos suportes na ausência e 
presença de lipases.  
 As Figuras 14 e 15,  mostram as micrografias da superfície dos polímeros 
puros e com a LPS imobilizada.  
 )(a)Figura 14. Fotomicrografia do filme de dextra
filme  de DEX/G/LPS  (c) 500 X e (d) 1000X. 
 (
 
 (bd)(c)na  DEX/G  (a) 50 x , (b) 2000X  e 
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Figura 15. Fotomicrografia  do filme de dextrana/glicerol com  LPS, 2000X. 
 
 Analisando as Figuras 14 e 15, observou-se que o filme é homogêneo e 
que a LPS fica localizada preferencialmente na superfície. Portanto, através 
destas análises sugere-se que o processo de imobilização ocorreu por adsorção. 
Resultados similares foram obtidos recentemente na imobilização de lipases de R. 
oryzae e M. javanicus em filmes de carboximetilcelulose (CMC), poli(álcool 
vinílico) (PVA), poli(4-estirenosulfonato de sódio) (PSS) e xantana (XAN).55  
 
4.3. Síntese do laurato de n-propila catalisada por lipases 
 
O laurato de n-propila, foi obtido via catálise enzimática, utilizando diversas 
lípases na forma livre ou imobilizada em filmes de dextrana/glicerol. As reações 
foram inicialmente realizadas com quantidades equimolares de substratos (5mmol) 
e 50mg de lipases livres ou imobilizadas a 35ºC por 24 h  em n-hexano. (Figura 
16) 
R 
O
OH CH3
OH
R
O
O
CH3 OH2
 
 
+ 
hexano, 35oC, 24h 
lipase livre ou imobilizada 
+ 
 
R = CH3(CH2)10- 
Figura 16. Reação de esterificação do ácido láurico com n-propanol mediada por 
lipases livres ou imobilizadas. 
  A percentagem de conversão em éster foi determinada, através de análises 
dos espectros de RMN-1H, por comparação das integrais dos sinais dos 
hidrogênios metilênicos do álcool e do éster em 3,4 e 4,1 ppm, respectivamente, 
conforme descrito na Seção 3.3.2. O éster obtido foi também isolado e  
caracterizado por IV e RMN-H1. (Figuras 17 e 18 respectivamente).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
(c) 
(b) (a) 
Figura 17. Espectro de infravermelho do laurato de n-propila (filme). 
 
Pela análise do espectro de infravermelho, observaram-se bandas 
características de estiramento da carbonila (C=O) do éster em 1738cm-1 (a); 
estiramentos da ligação C-H dos carbonos alifáticos na região de 2850-3000 cm-1 
(b); e estiramento do grupo –CH2-CO-OR em 1176 cm-1 (c). Estes dados 
confirmam a formação do produto desejado. 
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Figura 18. Espectro de RMN-1H do laurato de n-propila (400MHz, CDCl3). 
 
No espectro de RMN-1 apresentado na Figura 18, observa-se que o 
produto desejado foi formado. Em 3,95 ppm tem-se o triplete característico dos 
hidrogênios metilênicos  do grupo  -C-O-CH2-, do éster.  
A análise de ccd utilizando-se como eluente a mistura de n-hexano:acetato 
de etila (9:1 v/v), apresentou duas manchas com Rfs de 0,6 e 0,3 correspondendo 
respectivamente ao laurato de n-propila e ácido láurico comparado com padrões. 
A conversão em laurato de n-propila, utilizando n-hexano como solvente no 
meio reacional, foi dependente da fonte de lipase e se é utilizada na forma livre ou 
imobilizada. Os resultados estão descritos na Tabela 7. 
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 Tabela 7. Conversão em laurato de n-propila utilizando lípases livres e imobilizadas. 
                                                                                                Conversão (%)a 
lipase fonte livre  imobilizada  
LPS Pseudomonas sp. 70 96 
LAY Candida rugosa 10 37 
LAN Aspergillus niger <5 7 
LMJ Mucor javanicus 50 62 
LRO Rhizopus oryzae <5 91 
LPP Pancreática de porco 7 37 
(a) obtida por RMN1H, [lipase]: 50mg,  24h,  35ºC,  n-hexano,  
 
 De modo geral, a análise dos resultados apresentados na Tabela 7 mostra 
que a conversão em laurato de n-propila variou com a fonte da lipase utilizada. A 
conversão em éster foi maior após a imobilização dos biocatalisadores em filme de 
DEX/G com todas as lipases testadas.  Estes resultados mostraram o efeito 
benéfico da imobilização das lipases neste suporte, protegendo-as do solvente 
orgânico, além de permitir a reutilização  
Com a LPS imobilizada, a conversão foi de 96%. Com as lipases LRO, LAN 
e LPP imobilizadas em DEX/G as conversões em lauratos de n-propila também 
foram superiores a forma livre.  Por exemplo, utilizando a LRO a conversão em 
éster aumentou de >5% para 91%, após a imobilização.  Utilizando as lipases de 
Candida rugosa e Pancreática do porco, as conversões em produto não 
ultrapassaram 40% em 24h de reação. 
Resultados similares foram obtidos na obtenção do laurato de n-pentila com 
lipases de várias procedências imobilizadas em filme de caseinato de sódio, e em 
filmes de PVA , CMC e blendas de PVA/CMC.56 
 
4.4. Influência da massa de lipase 
 
Foi realizado um estudo sobre a influência da massa de lipase a ser 
utilizada nos filmes de dextrana/glicerol na conversão em lauratos de n-propila. 
Foram utilizadas 25, 50, 75 e 100 mg das lipases de LPS, LMJ, e LRO. 
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  Os resultados de conversão em éster obtidos em função da massa de 
lipase, estão demonstrados na Figura 19. 
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Figura 19.  Efeito da massa de lipases imobilizadas em filme de DEX/G na 
esterificação do ácido láurico com n-propanol. [ácido] e [álcool] = 5mmol, 
24h, 35ºC, n-hexano. (       LRO      LPS      LMJ) 
 
  Os maiores valores de conversão em éster foram obtidas utilizando 50 mg 
do biocatalisador imobilizado no filme. Com a LRO, a conversão em éster foi 
quantitativa (>99%) com apenas 25mg de lípase, apresentando uma diminuição 
com o aumento da massa de enzima, sendo de 75% com 100mg de lipase. 
 Utilizando as lipases LMJ e LPS, as conversões em ésteres diminuíram 
consideravelmente a partir de 50mg. Portanto, esta massa foi selecionada nos 
estudos posteriores. 
 Estes dados podem estar relacionados com a própria formação do filme que 
se apresenta mais quebradiço quando se aumenta a quantidade de lipase na sua 
composição. Outras substâncias presentes podem também interferir nos 
resultados uma vez que as lípases usadas não são totalmente puras. Alguns 
autores se referem a “preparado enzimático”.16 
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 4.5. Influência do tempo de reação 
 
 Um outro estudo realizado foi o da influência do tempo na obtenção do 
laurato de n-propila em conversão máxima. Foram utilizados os sistemas 
DEX/G/LPS, DEX/G/LRO, DEX/G/LAY, DEX/G/LMJ e DEX/G/LAN, e feitas 
análises nos tempos de  4, 8,12 e 24 h.   
 Os valores de conversão obtidos em função do tempo, estão apresentados 
na Figura 20. 
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Figura 20. Percentagem de conversão em laurato de n-propila em função do 
tempo catalisada por lípases imobilizadas em filmes de DEX/G. [ácido] e 
[álcool] = 5mmol, 24h, 35ºC, n-hexano.   (     LRO      LPS      LAY      LMJ                               
 LAN) 
  
Ao utilizar a LRO como biocatalisador, observou-se que o éster foi formado 
com 90% após 8 h de reação. Com os sistemas DEX/G/LPS e DEX/G/LRO 
observou-se  que após 24 h de reação, as porcentagens de conversão foram de 
96 e 91%, respectivamente. Com o sistema DEX/LAY, a reação inicia-se após 8 h, 
e após 24h a conversão foi de apenas 36%. Com os sistemas DEX/G/LAY, 
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 DEX/G/LAN e DEX/G/LMJ e DEX/G/LPS após 12 h de reação, as conversões em 
éster foram o de 8, 15, 37 e 60%, respectivamente.  
 Estes resultados mostram que a conversão máxima ao produto é 
dependente da fonte do biocatalisador e do tempo de reação. 
 
 
4.6. Influência do solvente no meio reacional 
 
 
Em reações catalisadas por enzimas um dos principais critérios a ser 
considerado é a escolha do solvente mais adequado para o sistema biocatalítico. 
O efeito tóxico do solvente pode ser devido a dois processos principais:57 
 
• 
• 
por difusão de moléculas de solvente através da membrana citoplasmática 
no caso de microorganismos (toxicidade molecular); 
por contato direto entre o biocatalisador e o solvente orgânico, (toxicidade 
de fase).  
 
 Comumente a polaridade do solvente é avaliada pelo logaritmo do 
coeficiente de partição do solvente em um sistema padrão n-octanol/água (log P), 
parâmetro que indica o grau de hidrofobicidade do solvente.57  
A fim de verificar os efeitos causados pelos solventes com diferentes log P, 
foi selecionado o sistema DEX/G/LPS como biocatalisador na reação de 
esterificação do ácido láurico com n-propanol.  
 Os solventes utilizados com os respectivos log de P foram; acetona (-0,23), 
éter etílico (0,85), clorofórmio (2,0), tolueno (2,5), cicloexano (3,2), n-hexano (3,5) 
e n-heptano (4,0).  As conversões em éster em função do solvente empregado 
estão mostradas na Tabela 8. 
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 Tabela 8. Efeito da variação da polaridade do solvente na reação de esterificação 
do ácido láurico com n-propanol com o sistema DEX/G/LPS.  
Entrada Solvente Log Pb Conversão (%)a 
1 acetona  -0,23 5 
2 éter etílico  0,85 15 
3 clorofórmio  2,0 32 
4 tolueno  2,5 36 
5 cicloexano  3,2 61 
6 n-hexano  3,5 96 
7 n-heptano  4,0 64 
           a –determinada por RMN-H1 [ácido] e [álcool] = 5mmol, [enzima] = 50mg, 24h, 35ºC. 
            b-dados da ref.57 
 
As percentagens de conversão foram dependentes do tipo de solvente 
utilizado, ou seja, variou conforme o log P. Em geral ocorreu um aumento da 
percentagem de conversão com a hidrofobicidade do solvente, expressa pelo valor  
log P. 
Os dados apresentados na Tabela 8, mostram que solventes com log P 
acima de 2,5 são excelentes em meio reacional, pois formaram o éster com altos 
valores de conversão, sendo 61, 96 e 64% com o cicloexano, n-hexano e n-
heptano. Quando foram usados solventes com log P menores (mais polares), as 
conversões em éster foram de 36, 32, 15 e 5% com tolueno, clorofórmio, éter 
etílico e acetona, respectivamente. 
Estes dados estão de acordo com os de Laane e col., onde foi verificado 
que existe tendência generalizada  da relação entre atividade catalítica e a 
hidrofobicidade do solvente. Recomenda-se utilizar solventes com log P ≥ 4,0  
para obter altas taxas de conversão em produtos. Solventes com log de P 
menores (≤ 2,5), não são os mais adequados para a biocatálise, pois 
provavelmente retiram a camada de água ao redor da enzima,  causando 
distorção na conformação cataliticamente ativa da enzima.38, 57 
Com esses resultados ficou evidenciado  a importância da escolha do 
solvente nas biotransformações para obtenção de produtos com altas 
porcentagens de conversão.  
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 4.7 Reutilização dos filmes de dextrana/glicerol com lípases imobilizadas. 
 
 A reutilização do biocatalisador é um fator importante quando se considera 
a aplicação prática de um determinado método sintético, especialmente quando o 
catalisador é de alto custo. Para tal, a estabilidade e estocagem de um 
biocatalisador imobilizado são parâmetros importantes que determinam a 
viabilidade econômica do processo.2,44 
 Foram utilizados os sistemas DEX/G/LPS, DEX/G/LLM e DEX/G/LRO nos 
testes de reutilização nas reações de esterificação do ácido láurico e n-propanol, e 
nas mesmas condições experimentais da primeira utilização.  
 Ao final de cada reação, os filmes com lipases imobilizadas foram retirados 
do meio reacional,  lavados com n-hexano várias vezes a fim de remover os 
substratos e produtos remanescentes e estocados neste solvente por um período 
de 30 dias à temperatura ambiente.  
 A Figura 21, apresenta os valores de conversão em laurato de n-propila em 
função do número de reutilizações e tempo de estocagem.  
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Figura 21. Conversão em laurato de n-propila em função do número de 
reutilização e tempo de estocagem, com os suportes DEX/G/LPS, 
DEX/G/LLM e DEX/G/LRO. [ácido] e [álccol] = 5mmol, 24h, 35ºC, n-hexano. 
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 Com os sistemas DEX/G/LPS, DEX/G/LMJ, após 30 e 60 dias de 
armazenamento em solvente orgânico houve perda da atividade catalítica quando 
comparada à primeira utilização. A diminuição na conversão pode estar associada 
à perda de massa de enzima a cada ciclo, pois os filmes eram lavados 
sucessivamente com solvente (n-hexano). Com os sistemas DEX/G/LPS e 
DEX/G/LMJ, após 30 dias de estocagem, e na primeira reutilização, as conversões 
diminuíram de 96 para 53%, e de 63 para 38%, respectivamente. Após mais trinta 
dias de estocagem as conversões em produto, também diminuíram.  
Resultados bem interessantes foram observados no sistema DEX/G/LRO 
onde as porcentagens em éster diminuíram apenas de 91 a 76%, após a primeira 
utilização, e aumentou de 76 para 89%, na segunda reutilização (60 dias de 
armazenamento). Esta variação na percentagem de conversão provavelmente 
deve-se à presença de reagentes remanescentes e produtos no suporte 
polimérico, após a segunda utilização do suporte.  
 Durante o período de duração do experimento não foram observadas 
mudanças na aparência macroscópica dos filmes, salientando novamente o efeito 
positivo da imobilização e a possibilidade de reutilização do suporte e em especial 
da lipase de R.oryzae.  
O processo de imobilização de enzimas é de grande importância, pois visa 
a utilização de biocatalisadores sem relativa perda de atividade, além da 
diminuição do custo do processo, através de sucessivas reutilizações.  
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 5. Conclusões finais  
 De acordo com os resultados obtidos, conclui-se que: 
√ O filme que apresentou melhores características macroscópicas foi com, 0,7g 
de dextrana dissolvidos em 0,2g de glicerol e 15ml de água; 
√ Os filmes de dextrana/glicerol mostraram-se estáveis em diversos solventes 
orgânicos; 
√  Os filmes contém ~13% de água, o que garante a estabilidade da lipase no 
meio reacional;  
√ Através dos resultados de MEV observa-se a presença de lipases na 
superfície do polímero; 
√  Com a LPS imobilizada, as conversões foram de 96%. Com as lipases LRO, 
LAN e LPP imobilizadas, as conversões em ésteres foram superiores a forma 
livre; 
√ Utilizando a LRO a conversão em éster aumentou de <5% para 91%, após a  
imobilização; 
√ Utilizando as lipases de Candida rugosa e Pancreática do porco, as 
conversões em produto foram < 40%, em 24h; 
√ No estudo de massa de lipase os  maiores valores de conversão em éster 
foram obtidas utilizando 50 mg do biocatalisador. Com 25mg de LRO, a 
conversão em éster foi quantitativa (>99%); 
√ Em relação ao tempo de reação a LRO foi a enzima mais eficiente na síntese 
do laurato de n-propila, obtendo-se o produto com 91% após 8h; 
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 √ Com os sistemas DEX/G/LAY, DEX/G/LAN e DEX/G/LMJ e DEX/G/LPS as 
conversões em éster foram  de 8, 15, 37 e 60%, respectivamente após 12h; 
√ Solventes com log P acima de 2,5 são excelentes como meio reacional, pois 
formaram o éster com altos valores de conversão, sendo 61,96 e 64% com  
cicloexano, n-hexano e n-heptano, respectivamente. 
√ Quando foram usados solventes com log P menores que 2,5 as conversões 
em éster foram de 36, 32, 15 e 5% com tolueno, clorofórmio, éter etílico e 
acetona, respectivamente. 
√ Os sistemas DEX/G/LPS, DEX/G/LMJ e DEX/G/LRO foram usados por três 
vezes, após 60 dias de armazenamento. A conversão em éster foi dependente 
da fonte de lípase. Os melhores resultados foram obtidos com o sistema 
DEX/G/LRO (96-89%); 
√ Os filmes de dextrana podem ser usados como suporte para imobilização de 
lipases e/ou de outras enzimas hidrolíticas (ex. papaína, quimiotripsina, 
tripsina).  
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 6. Perspectivas 
 Dando continuidade a este trabalho, pretende-se: 
√ Estudar a influência da temperatura em reações de esterificação; 
√ Reutilizar as lípases na forma livre e comparar com os resultados obtidos; 
√ Utilizar outros substratos nas reações de esterificação, ex.: ácido oléico, ácido 
esteárico, ácido palmítico, etanol, n-pentanol, etc... 
√ Utilizar lipases de outras procedências no processo de imobilização e 
comparar com a forma livre; 
√ Utilizar os filmes de dextrana para imobilização de microorganismos, tal como 
o fermento de pão (Saccharomyces cerevisiae), e aplicar este sistema em 
reações de redução de compostos carbonílicos (ex.: acetoacetato de etila, 
acetofenonas p-substituídas, etc.); 
√ Comparar os resultados obtidos com os outros suportes já descritos na 
literatura.  
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